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RESUMEN 
La crianza porcina no tecnificada representa una de las principales 
fuentes de ingresos económicos para un determinado sector de la 
población, además de abastecer de proteína de origen animal. Sin 
embargo, este tipo de crianza tiene muchas deficiencias, y en muchos 
casos propicia la proliferación de roedores que contribuyen a la 
diseminación de enfermedades zoonóticas exóticas como la triquinosis. 
El objetivo del estudio fue evidenciar la presencia de infecciones por 
Trichinella spiralis en cerdos de crianza no tecnificada a través de los 
métodos diagnósticos de serología y triquinoscopia. El estudio se realizó 
en dos centros de beneficio de Lima y se obtuvo muestras de sangre y 
músculo diafragma durante el beneficio de cerdos provenientes de 
crianzas no tecnificadas. Las muestras de suero se evaluaron con un kit 
comercial de ELISA indirecto con antígeno Excretor-Secretor (IDEXX 
POURQUIER®) para la detección de anticuerpos contra Trichinella 
spiralis y las muestras de músculo fueron evaluadas mediante la técnica 
de triquinoscopia. Los 185 animales muestreados fueron negativos tanto 
al ELISA como a la Triquinoscopia. Los resultados indican que de existir 
la enfermedad esta se encuentra por debajo del 2.8 %. Esto se corroboró 
usando la simulación Montecarlo (@Risk), que estimó que la 
probabilidad de encontrar T. spiralis en Lima es de 0.53% (p<0.05). El 
presente estudio es un elemento más para considerar que la carne de 
cerdo que       se vende en Lima no está parasitada, y que aquella que 
pasa por control sanitario tiene menos posibilidades de infección que la 
que proviene de matanza de traspatio o de centros de beneficio 
clandestinos.  
 
Palabras clave: Trichinella spiralis, porcinos, granjas no tecnificadas, 
zoonosis parasitaria. 
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SUMMARY 
The porcine rearing non-technological represents a major source of 
income for a certain sector of the population, besides supplying animal 
protein. However, this type of rearing has many deficiencies, and in 
many cases stimulates the proliferation of rodents that contribute to 
spread of exotic zoonotic diseases such as trichinosis. The objective of 
study was demonstrates the presence of Trichinella spiralis infections in 
pigs reared non-technologically through serological diagnostic methods 
and trichinoscopy. The study was conduced in two slaughterhouses of 
Lima and obtained diaphragm muscle and blood samples during the 
slaughter of pigs reared non-technologically. Serum samples were 
evaluated with a commercial kit of indirect ELISA with an Excretory-
Secretory antigen (IDEXX POURQUIER®) for detection of antibodies 
against Trichinella spiralis, and muscle samples were evaluated using 
the technique of trichinoscopy. A total of 185 animals sampled were 
negative both ELISA test as trichinoscopy. The results indicate that if 
this disease exists, is below 2.8%. This was confirmed using the 
Montecarlo simulation (@Risk), which estimated that probability of 
finding T. spiralis in Lima, is 0.53% (p<0.05). The present study is one 
more element to consider that meat of pork sold in Lima is not 
parasitized; showing further that meat of pork passing health inspection 
has less possibility of infection that meat from backyard slaughter or 
illegal trails.  
 
 
Keywords: Trichinella spiralis, pigs, non-technological farms, parasitic 
zoonosis.  
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I.  INTRODUCCIÓN 
Muchas enfermedades emergentes que afectan al ser humano son causadas por 
microorganismos patógenos presentes en los animales o en los productos de origen 
animal. Existe una gran variedad de animales domésticos o salvajes que son reservorios 
de microorganismos patógenos, como: virus, bacterias o parásitos (Meslin et al., 2000).  
 
Las enfermedades parasitarias, causadas por protozoos y helmintos,  presentan una 
alta incidencia a nivel mundial. La Organización Mundial de la Salud (OMS) estima 
que una sexta parte de la población mundial es afectada por enfermedades parasitarias, 
las cuales han sido responsables de cuantiosas pérdidas de vidas humanas a lo largo de 
la historia, y cuyo impacto actual sobre la salud humana es considerable (OMS, 2007). 
 
Los brotes de las enfermedades parasitarias son frecuentes. Al principio no suele 
reconocerse la naturaleza zoonótica de la enfermedad, por lo que la enfermedad puede 
propagarse de forma inadvertida durante un tiempo (Meslin et al., 2000), como sucedió 
hace algunos años con enfermedades como: cisticercosis e hidatidosis. Una de las 
zoonosis de interés para los sistemas de salud pública, emergente y/o reemergente en 
varias regiones del mundo es la Triquinosis, causada por nemátodos del género 
Trichinella. 
 
La Triquinosis es una zoonosis endémica, que está en resurgimiento, y de 
distribución mundial (Boulos et al., 2001), se distribuye desde la región ártica hasta los 
trópicos (Martínez, 1998; Muñoz et al., 2004). Sus principales huéspedes son los 
humanos, ratas, cerdos y otros mamíferos, pero ha sido 
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reportado también en el mapache, zorro, jabalí, oso grizzly, oso negro, cocodrilos y las 
aves (Moreno et al., 2001; Chávez et al., 2006).  
 
En el humano la presencia de Triquinosis conlleva a riesgos en su salud, que puede 
llegar hasta alteraciones graves, como encefalitis y  miocarditis, entre otras. (Chávez et 
al., 2006). Y usualmente el hombre se infecta al ingerir carne de cerdo, o subproductos 
de la misma (Chorizo, chacinados, carnitas), insuficientemente cocida e infectada con 
Trichinella spiralis. 
 
La transmisión de Trichinella spiralis en el cerdo se facilita debido a la costumbre de 
alimentarlos con residuos alimenticios, práctica común en granjas no tecnificadas y 
animales de traspatio. Asimismo, este tipo de alimentación con residuos alimenticios 
incrementa la aparición de ratas en las granjas. Estos roedores transmiten  enfermedades 
zoonóticas, tales como la triquinosis (CEPIS, 2007). 
 
En relación a la epidemiología de  las infecciones por T. spiralis, ésta se ha reportado 
en países vecinos afectando a animales y personas, sin embargo en nuestro país no se 
han realizado estudios actuales que confirmen su presencia, o contribuyan al rechazo de 
la misma. Así, debido a  que  nuestra ciudad cuenta con condiciones favorables para su 
desarrollo, se formula la necesidad de investigar la presencia de esta parasitosis a fin de 
tomar medidas de prevención y control e impedir su propagación  y potencial impacto 
en la salud pública. 
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II.     REVISIÓN LITERARIA 
 
2.1. Producción Porcina en el Perú  
El cerdo, es la especie animal cuyas bondades han sido apreciadas por el hombre 
desde tiempos inmemoriales. Siendo esta carne rica en proteínas de alta calidad, 
vitaminas y minerales (FAO, 2000). 
 
En el Perú, la especie porcina constituye una de las bases de la producción agraria. El 
Ministerio de Agricultura (MINAG) indica que existe una población de γ’β54,41γ 
porcinos, distribuidos en la Costa, Sierra y Selva; siendo la mayoría de ellos criados por 
pequeños productores. La producción de carne es 115 732 TM y el consumo nacional de 
carne de cerdo por persona es 4.0 kg (MINAG, 2010). 
 
La crianza de porcinos en el Perú es una actividad pecuaria, por lo general, de 
autoconsumo, existiendo un pequeño aunque importante componente tecnificado. A 
pesar de que en el futuro inmediato no se avizora cambios significativos en las 
características de la producción porcina nacional, se espera que a largo plazo la crianza 
de autoconsumo cambie a una porcicultura tecnificada (Kalinowski, 2000). 
  
En el Perú, se identifican dos grandes sistemas de producción: el extensivo y el 
intensivo (Castro, 2007). El sistema extensivo representa el 60% de la población 
porcina en nuestro país, mientras que el sistema intensivo el 40%, de este porcentaje el 
25 % se encuentra en un alto grado de tecnificación y el 15 % restante lo constituye la 
crianza medianamente tecnificada y no tecnificada (Guerra, 2006).  
 
La crianza intensiva no tecnificada, maneja programas de alimentación basados en la 
mezcla de residuos alimenticios provenientes de restaurantes y de cocina familiar, 
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alimento balanceado, subproductos agroindustriales y residuos de chacra. No existe 
ningún tipo de manejo de efluentes, siendo estos desviados a los canales de riego o 
directamente a las tierras de cultivo. La crianza intensiva no tecnificada, se basa en 
conocimientos empíricos transmitidos generacionalmente. Asimismo este tipo de 
crianza se caracteriza por la falta de recursos económicos de los propietarios, los cuales 
no poseen tecnología y carecen de programas de alimentación, sanitarios y 
reproducción, no tienen equipos y materiales que les permitan alcanzar los parámetros 
productivos de la crianza tecnificada (DIGESA, 2002). 
 
En Lima, el 54.5 % del contenido de los residuos sólidos municipales son de 
naturaleza orgánica y putrescible y se estima que un alto porcentaje de este se dispone 
en los parques porcinos denominados también sitios de disposición final de residuos 
inadecuados. Estos residuos sólidos atraen a muchos vectores, como insectos, mosquitos 
y  roedores. Estos últimos son capaces de transmitir diversos parásitos, entre ellos los 
parásitos tisulares como Trichinella spp. (CEPIS, 2007).  
 
Algunos animales domésticos como el cerdo se infectan al consumir carne de 
cadáveres de ratas infectadas, llegando convertirse en agentes portadores de 
enfermedades. La alimentación de animales con residuos sólidos, sumada a la presencia 
de materia fecal en los desechos, acrecienta el potencial de transmitir  enfermedades 
zoonóticas, tales como la triquinosis (CEPIS, 2007). 
  
2.2. Triquinosis  
 
2.2.1. Definición 
  
      La  Triquinosis o triquinelosis es una enfermedad parasitaria, ocasionada por 
nemátodos del género Trichinella (Cordero del Campillo et al., 1999). Es considerada 
una zoonosis directa, de distribución mundial, es decir que es cosmopolita, afectando a 
más de 150 especies de animales carnívoros, omnívoros y herbívoros, incluyendo al 
humano y se adquiere por el consumo de carne cruda o mal cocida de animales 
infectados (Dupouy-Camet, 2000). 
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2.2.2. Agente etiológico 
 
El género Trichinella  está formado por ocho especies reconocidas ubicadas a nivel 
de especies, mientras que otras tres denominadas Trichinella T6, T8 y T9, están en un 
nivel taxonómico incierto (Murrell  et al., 2000) (Cuadro 1).  
 
Cuadro 1. Especie y genotipos de Trichinella identificados. Distribución y animales 
que afectan (Uribe, 2007). 
Especie 
Formación de 
célula nodriza en 
músculo 
Distribución Hospedero 
T. spiralis Si 
Regiones 
templadas y 
tropicales, 
cosmopolita 
Carnívoros 
silvestres, 
omnívoros cerdo, 
rata, caballo 
T. nativa Si 
Región nórdica, 
Norte América, 
Norte de Europa y 
Asia 
Carnívoros 
silvestres 
T. britovi Si 
Zonas templadas de 
Asia y Europa 
Carnívoros 
silvestres, cerdo, 
rata, caballo 
T. nelsoni Si 
Zona ecuatorial de 
África Carnívoros 
T. murrelli Si 
Norte América Carnívoros 
silvestres, caballo 
T. pseudospiralis No 
Europa, Australia, 
Norte América y 
Asia 
Mamíferos y aves 
T. papue No Nueva Guinea Cerdos 
T.  zimbabwensis No África Reptiles, 
mamíferos 
Genotipos    
T6 Si 
Sur de Canadá, 
Norte América Carnívoros 
T8 Si África subtropical Carnívoros 
T9 SI Japón Carnívoros 
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A continuación se detalla una pequeña descripción de las especies reconocidas: 
 
-T. spiralis: Propia de zonas geográficas templadas es, sin duda, la especie más 
importante en el ciclo evolutivo doméstico, en el cual se encuentra el hombre. De 
hecho, la inmensa mayoría de las infecciones humanas por triquinosis  son producidas 
por Trichinella spiralis. Los principales hospederos domésticos de T. spiralis son las 
ratas, el cerdo y el hombre (Atías, 1999). 
 
-T. pseudoespiralis: No se observa con mucha frecuencia, afecta más a las aves que a 
mamíferos, se caracteriza por su menor tamaño y porque no forma quistes en la 
musculatura del hospedador. Esta se aisló por primera vez en el Mapache del Norte del 
Caucaso (Rusia) y probablemente existe en la India (Arévalo, 2001). 
 
-T. nelsoni: Se encuentra en los grandes carnívoros de África; tiene un bajo grado de 
infectividad en los cerdos domésticos y en las ratas de laboratorio, en el hombre 
provoca intensas infecciones con un gran número de larvas por gramo de músculo. Se 
ha encontrado en África oriental y meridional, Bulgaria, en el sur de Rusia y en Suiza 
(FAO, 1979). 
 
-T. nativa: Ocurre en las zonas árticas; tiene bajo grado de infectividad para el cerdo 
doméstico. En el hombre provoca importantes síntomas digestivos, como  diarreas 
prolongadas (Atías, 1999). Se ha identificado en Canadá y en algunas partes de Rusia 
(FAO, 1979). 
 
-T. britovi: Se presenta en algunas zonas montañosas de Europa formando parte de un 
ciclo silvestre de transmisión, su reservorio principal es el zorro, además de lobos y 
mustélidos (Atías, 1999). 
 
- T. murrelli: Presente en áreas templadas del Neártico. Tiene un ciclo de vida silvestre 
y sus hospedadores son  animales carnívoros (Uribarren, 2010). 
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- T. papue: Se encuentra en Papúa Nueva Guinea, Tailandia. Presenta un ciclo de vida 
silvestre, rara vez doméstico. Afecta a los cerdos y cocodrilos de agua salada 
(Uribarren, 2010). 
 
- T. zimbabwensis: Se presenta en Etiopía, Mozambique, Zimbabwe. Tiene un ciclo de 
vida silvestre. Afecta al león, cocodrilo y lagarto monitor–Nilo (Uribarren, 2010). 
 
 
2.2.3. Clasificación Taxonómica de Trichinella spiralis   
 
Trichinella spiralis pertenece al grupo de los nematodos intestinales de importancia 
médica. El estadio adulto habita en el aparato digestivo del hospedero, ya sea humano o 
animal y sus estadios larvarios se localizan en otras partes del cuerpo, principalmente 
músculo esquelético (Uribe, 2007).  
 
Su clasificación taxonómica según Owen (1835), es: 
 
Reino: Animalia 
              Phyllum: Nematoda 
                         Subclase: Adenophorea (Aphasmidea) 
                                       Orden: Enoplida 
                                                Superfamilia: Trichuroidea 
                                                          Familia: Trichinellidae 
                                                                  Género: Trichinella 
                                                                     Especie: spiralis 
 
 
2.2.4. Morfología  de Trichinella spiralis   
 
Los adultos son gusanos pequeños y delgados de color blanco cremoso, el macho 
mide 1.5 mm de largo por 0.05 mm de ancho, sus extremidades anterior y posterior son 
muy delgadas (Fig. 1). Se identifica un cuerpo cuticular o cutícula abierta, abertura oral, 
anillo nervioso, esticosomas, intestino medio, intestino posterior y cloaca en la última 
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porción, vesículas seminales, además de dos pares de papilas genitales, tiene un solo 
testículo que produce espermatozoides no flagelados con 2 a 3 cromosomas. Las células 
somáticas presentan 5 cromosomas (De la Rosa y Gómez, 2004; Ribicich et al., 2005). 
 
La hembra mide 3.5 mm de largo por 0.06 mm de ancho aproximadamente. El 
extremo anterior termina en punta y el posterior es redondeado (Fig. 2). La vulva se 
abre en la parte anterior del cuerpo cerca del punto medio del esticosoma, en la porción 
ventral; la vagina se extiende en la parte posterior hasta el útero, que contiene en su 
porción anterior larvas; en la región posterior, detrás del útero y cerca de la abertura 
anal, se encuentra el ovario que produce óvulos con 3 cromosomas. Las células 
somáticas de la hembra presentan 6 cromosomas (De la Rosa y Gómez, 2004;  
Despommier et al., 2005). 
  
Las Larvas Musculares (LM) son la fase infectiva y al parecer  no presentan color. 
La célula nodriza mide entre γ00 y 400 μm de largo por 150 a β00 μm de ancho y, en su 
interior el parásito realiza movimientos lentos anteroposteriores y su extremidad 
anterior oscila constantemente como explorando el microambiente que lo rodea 
(Ribicich, 2005; Despommier et al., 2005).  
 
Anatómicamente las LM presentan cutícula, anillo neural, intestino, primordio 
genital y esófago, que está rodeado por una estructura glandular en su extremo 
posterior, llamada esticosoma (Fig. 3).  
 
El esticosoma está formado por un cordón compacto de células dispuestas 
linealmente llamadas esticocitos (45 a 55 esticocitos), que liberan los componentes de 
excreción/secreción del parásito, implicados en la formación de la célula nodriza 
(Ribicich et al., 2005; 2005). 
 
Los esticocitos son células discoides que tienen 5 tipos de gránulos citoplásmicos y 
presentan al menos 5 subtipos de gránulos que se diferencian en forma, tamaño, tipo de 
inclusión, antigenicidad y localización dentro del esticosoma, estos gránulos son; α0, 
α1, αβ, ȕ y Ȗ (De la Rosa y Gómez, β004).  
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Los alfa esticocitos secretan polipéptidos mayores de 50 a 55 kDa y los beta un 
polipéptido de 48 kDa, estas moléculas son altamente inmunogénicas, reconocidas por 
una gran variedad de hospederos (De la Rosa y Gómez, 2004). 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 1. Adulto macho de T. spiralis (Villella, 1970). 
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Figura 2. Adulto hembra de T. spiralis (Villella, 1970). 
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2.2.5. Ciclo de Vida de Trichinella spiralis 
 
El ciclo de vida del parásito presenta tres etapas o fases: entérica, sistémica y 
muscular. 
 
 En su fase entérica el huésped adquiere la infección a través de la ingestión de carne 
infectada cruda o insuficientemente cocida. La carne es digerida en el estómago 
mediante los jugos gástricos y enzimas digestivas, liberando las larvas infectantes (LI) 
de T. spiralis (Chávez et al., 2006; Maldonado, 2007).  
 
Las LI pasivamente se van al intestino por el peristaltismo, el parásito al entrar mide 
aproximadamente 1 mm de largo, sufre cuatro mudas (de L1 a L4) en un periodo de 30 
horas, para pasar del estado juvenil al maduro, ocurriendo aquí la diferenciación sexual. 
Además, las larvas contienen en su interior esticocitos granulados que constantemente 
secretan antígenos en el nido intracelular, durante el proceso de diferenciación sexual. 
Figura 3. Larva Muscular de T. spiralis (Villella, 1970). 
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El macho llega a crecer hasta 1.5 mm y la hembra hasta 3 mm (Chávez et al., 2006; 
Chávez, 2007). 
 
El parásito adulto vive dentro de una fila de células epiteliales del intestino delgado, 
a nivel del duodeno (estado transitorio), los machos ocupan una hilera de células 
adyacentes a las que ocupa la hembra, se cree que un macho copula a 2 hembras. 
Después de la cópula los machos mueren y son expulsados, siendo eliminados en las 
deposiciones del huésped (Chávez, 2007), y las hembras grávidas penetran 
profundamente en la mucosa del duodeno y yeyuno donde libera a la Larva Recién 
Nacida (LRN) (Chávez et al., 2006). La embriogénesis dura alrededor de 90 horas, la 
LRN es liberada al quinto día, midiendo 0.08 mm de longitud (Chávez, 2007). Las 
LRN´s penetran la mucosa intestinal a través de los capilares linfáticos y venosos para 
llegar a la circulación sistémica, aquí, son diseminados por todo el organismo, alrededor 
del día 14, desencadenando una respuesta local y sistémica contra T. spiralis (Chávez et 
al., 2006). 
 
En su fase circulatoria las LRN´s migran dentro de la lámina propia y salen al 
mesenterio linfático, luego migran a través de la cavidad peritoneal, ducto torácico, 
linfático y finalmente llegan por vía porta al torrente circulatorio. Las LRN´s poseen un 
estilete en la parte anterior del esófago con el que pueden penetrar a las células 
musculares (no se descarta la posibilidad de penetración por medio de procesos 
enzimáticos). Las larvas migratorias se ubican, con mayor preferencia, en las fibras 
musculares estriadas (Riva et al., 2010) principalmente los pilares del diafragma, 
músculos intercostales, maseteros, músculos de la laringe y ojo (Soulsby, 1987).  
 
En las células musculares, las larvas inician el desarrollo post-embrionario rápido y 
sin mudas (Moreno et al., 2003). Cuando las LRN´s penetran en las células musculares, 
entran a un ambiente de filamentos de actina y miosina y cargas intramoleculares que 
dañan a la célula hospedera, modificándose el contenido celular. Las LRN´s secretan 
sustancias que permiten su desarrollo en la célula muscular, produciéndose una 
coordinación entre el parásito y la célula. Así se origina el quiste larval el cual mide 
entre 250 a 400 micrones (Martínez, 1999). 
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La LRN vive en el citoplasma e induce a la agregación de mitocondrias, el 
alargamiento del núcleo con nucléolos prominentes, hipertrofia del glucocálix por un 
aumento en la cantidad de colágeno, además se forma una compleja red de vénulas que 
facilitan el transporte de nutrientes (Reveles, 1999). Convirtiéndose en una célula 
nodriza con funciones independientes, lo que se podrá comparar con la placenta por la 
cual el feto obtiene nutrientes y elimina desechos (Reveles, 1999) 
 
Las larvas comienzan a enrollarse y al cabo de un mes completan su 
encapsulamiento. A los seis meses, se inicia el depósito de calcio en las paredes del 
quiste alcanzando la totalidad de mineralización en un periodo de un año. El complejo 
larva infectante-célula nodriza puede permanecer estable toda la vida del hospedero y 
no calcificarse (Chávez, 2007). 
 
2.3. Epidemiología 
 
La triquinosis es una infección parasitaria de animales domésticos, del hombre y en 
algunas regiones del mundo de animales silvestres. Sin embargo, los carnívoros, 
cumplen un rol determinante para perpetuar el parásito en la naturaleza.  
 
El hombre se infecta casi exclusivamente, al comer carne cruda o mal cocida de 
cerdo, con quistes larvales de Trichinella, y en ciertas ocasiones por la ingestión de 
carne infectada proveniente de otros animales, como el jabalí, el oso, la foca, la morsa, 
etc. (Atías, 1999).  
 
El hombre es considerado un huésped accidental en el cual el parásito vive y se 
desarrolla, no pudiendo ser trasmitido a través de él, excepto en circunstancias 
excepcionales (Acha y Szyfres, 2003). 
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2.3.1. Propiedades del Agente Etiológico 
 
2.3.1.1. Infectividad 
 
El nivel de infectividad de T. spiralis está en relación con el número de parásitos que 
se establecen en el hospedero, con el grado de inmunidad, con los caracteres del 
hospedero y de la cepa infectante (Ramírez, 2007). 
  
La tasa de infección de los cerdos depende del manejo de estos animales y de su 
alimentación (Acha y Szyfres, 2003). 
 
2.3.1.2. Letalidad 
 
En el hombre y en los animales susceptibles, las invasiones masivas por T. spiralis 
pueden causar la muerte; estudios indican que la ingestión de cinco larvas musculares 
por gramo de peso corporal puede tener consecuencias fatales para el hombre; en el caso 
del cerdo se estima que son diez larvas por gramo y para la rata treinta larvas por gramo 
(Perevertseva, 1966). 
 
2.3.1.3. Viabilidad 
 
Las larvas encapsuladas y enquistadas de T. spiralis pueden permanecer viables por 
varios años en los músculos de los hospederos (Ramírez, 2007). 
 
La calcificación de las cápsulas no altera la viabilidad del parásito. Al ocurrir la 
putrefacción del músculo puede producirse la diseminación de los quistes calcificados 
que contienen las larvas viables y así contaminarse el agua y las plantas. Es importante 
la resistencia del parásito a la putrefacción. En carnes en avanzado estado de 
descomposición se han encontrado larvas vivas, y a menudo infectantes, por un periodo 
de hasta cuatro meses, lo que facilita la infección de los animales que se alimentan de 
carroña (Acha y Szyfres, 2003). 
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2.3.1.4. Multiplicación 
 
Cada hembra produce entre 200 y 1700 larvas (Acha y Szyfres, 2003).  
 
 
2.3.1.5. Resistencia 
 
La temperatura en la cual muere T. spiralis es de 55ºC (131ºF). La cocción de la 
carne destruye al parásito, pero es esencial que sea cocida en tiempo y temperatura 
suficiente. 
 
 Para sanear la carne es necesario que la temperatura interna, de la misma, alcance 
como mínimo 58.33°C (Ramírez, 2007). Asimismo, se sabe que una temperatura de 
80°C produce la muerte inmediata de T. spiralis (Costamagna et al., 2008). 
 
Las temperaturas de refrigeración doméstica o comercial (4ºC), no destruyen las 
larvas enquistadas. Chávez et al. (2007), demostraron que la carne almacenada a 
temperatura de refrigeración (4ºC) mantenía la viabilidad de las larvas hasta el día 120, 
observándose que sus características morfológicas no se habían alterado y se mantenía 
su infectividad.  
 
Las larvas enquistadas de T. spiralis no son resistentes a la congelación. La 
resistencia de la larva varía con el espesor de los cortes de carne, la temperatura de 
congelación, el tiempo de almacenamiento  y la cepa o variante del parásito (Ramírez, 
2007). 
 
Chavez et al. (2007)  demostraron que se perdía la viabilidad e infectividad de las 
larvas en la carne a partir del día 30  de almacenamiento a -20ºC, -40ºC y -50ºC. 
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2.3.2. Características del Hospedador 
 
2.3.2.1 Características de la población humana 
 
2.3.2.1.1. Edad 
 
En el hombre el riesgo de adquirir la infección por Trichinella spiralis aumenta con 
la edad, debido a la ingestión continua de carne de cerdo y subproductos conteniendo 
larvas enquistadas viables.  
 
2.3.2.1.2. Sexo  
 
A nivel hogareño existe una mayor frecuencia de la enfermedad en las mujeres, sobre 
todo en las que se dedican a labores culinarias (Ramírez, 2007). 
 
2.3.2.1.3. Religión 
 
Los preceptos religiosos de no comer carne de cerdo y de otros animales, han 
contribuido a la reducida o nula frecuencia de la enfermedad en los creyentes de las 
religiones Judía e Islámica, aun cuando la triquinosis es prevalente en poblaciones 
animales de la zona, como ocurre en Israel y en Egipto (Acha y Szyfres, 2003). 
 
2.3.2.1.4. Costumbres   
 
Los hábitos alimenticios influyen en la presencia de infecciones por Trichinella 
spiralis (Ramírez, 2007). En Norteamérica los hábitos alimenticios, principalmente en 
inmigrantes de origen europeo, que por costumbre consumen productos de cerdo 
crudos, han causado brotes severos de triquinosis. Lo mismo ha ocurrido en aquellos 
pobladores que tienen por costumbre ingerir carne de oso (Ramírez, 2007). 
 
Las costumbres culinarias de países sudamericanos han influido en la baja 
presentación de la enfermedad, debido a que por lo general realizan la práctica cocer 
perfectamente las carnes (Ramírez, 2007). 
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2.3.2.2 Características de la Población Animal 
 
2.3.2.2.1. Rango de Hospederos 
 
La triquinosis es una infección de los animales silvestres y domésticos. Trichinella 
spiralis es posiblemente el nematodo que tiene mayor número de hospederos y que 
comprende desde los grandes vertebrados hasta los insectos, siendo bastante amplia su 
distribución en mamíferos carnívoros y omnívoros; domésticos y silvestres (González y 
et al., 1988).  
 
La infección se ha comprobado en 104 especies de mamíferos (58 especies de 
carnívoros, 27 roedores, 7 de insectívoros, 3 de pinnípedos, 3 de artidáctilos, 2 de 
lagomorfos, una de marsupiales y una de estrigiformes). Sin embargo, los principales 
reservorios de T. spiralis en la naturaleza son los carnívoros silvestres (Acha y Szyfres, 
1986), siendo posible que esta lista aumente conforme se descubran más hospederos 
silvestres (Ramírez, 2007). 
 
Los carnívoros al poseer la costumbre de consumir carroña, ser coprófagos y 
depredadores, son las especies más afectadas; determinándose  una alta tasa de 
infección en ellos, constituyendo una fuente importante de infección para el hombre 
(Ramírez, 2007). 
 
La triquinosis es rara en los rumiantes y en otros herbívoros. Los equinos pueden 
infectarse, existiendo evidencias de que la carne de caballo infectada pudo haber sido la 
causa de brotes de la enfermedad en el hombre. Un ejemplo de esto es lo sucedido en 
las ciudades de Francia e Italia  donde se han presentado más de 2,600 casos de 
triquinosis desde 1975 determinándose  que la causa de los brotes fue el consumo de 
carne de caballo infectada proveniente del este de Europa y Norteamérica. Asimismo, 
en estos países se afirma que la incidencia de infección por T. spiralis está relacionada 
al consumo de carne de caballo (Acha y Szyfres, 2003; Chávez et al., 2006). 
 
De todos los animales domésticos, solamente las especies de la familia Suidae 
desempeñan un papel importante en la epidemiología de Trichinella (Pozio, 2001). 
  
18 
 
Ambos Sus scrofa, domésticos (cerdo) y salvajes (cerdos salvajes, etc.), son los 
hospederos más importantes de T. spiralis (Gatica, 2006). 
 
En los invertebrados, se ha encontrado el parásito en escarabajos terrestres y en 
larvas de moscas, en escarabajos necrófagos (Acha y Szyfres, 2003) y en la India se ha 
encontrado quistes ubicados en los músculos abdominales de la pulga de la rata 
Xenopsylla cheopis (Ranade et al., 1976). 
 
2.3.3. Factores Ecológicos 
 
2.3.3.1. Distribución Geográfica 
 
La Organización Mundial de la Salud (OMS) y la Oficina Internacional de 
Epizootias (OIE), en la división de sanidad animal, estipulan que la triquinosis es una 
enfermedad de declaración obligatoria de la lista B (OIE, 2006a), considerada como una 
de las enfermedades transmisibles importantes desde el punto de vista socioeconómico 
y/o sanitario a nivel nacional y cuyas repercusiones son considerables en el comercio 
internacional de animales y productos de origen animal (OIE, 2006b,c). Sin embargo, 
hay una gran diferencia entre la prevalencia real de la triquinosis y la diagnosticada o 
notificada (Acha y Szyfres, 2003). 
 
Trichinella spiralis es de distribución cosmopolita y está presente en muchos países 
de América, Europa, Asia, África (Egipto), y en la región Australiana (Nueva Zelanda) 
(Pozio, 2001) (Cuadro 2). 
 
Cuadro 2.  Brotes de Triquinosis por región geográfica y/o país (Chávez et al., 2006) 
REGIÓN 
GEOGRÁFICA 
-PAÍS- 
AÑO Nº DE 
CASOS 
FUENTE DE 
INFECCIÓN 
ESPECIE DE 
TRICHINELLA 
NORTEAMÉRICA 
Canadá 1989 49 
Oso polar. 
Zorro, oso 
T. nativa, T. spiralis 
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salvaje. 
México 1991-1995 282 Puerco T. spiralis 
EU 1991-1995 230 Puerco T. spiralis 
 
AMÉRICA DEL SUR 
Argentina 1991-1999 5217 Puerco T. spiralis 
EUROPA 
Bulgaria 1993-1995 2337 Puerco, oso 
salvaje T. spiralis 
Bielorrusia 1987-1994 268 Puerco ND 
Croacia 1994-1996 
1997-1998 
425 
1024 
Puerco 
Puerco 
T. spiralis 
ND 
Inglaterra 1999 8 Puerco T. spiralis 
Francia 
1992-1999 27 Oso salvaje T. britovi 
T. pseudospiralis 
Alemania 1991-1998 
1990-1998 
1027 
82 
Caballo 
Puerco 
T. spiralis 
T. spiralis 
Italia 
1990-2000 
621 
13 
44 
Caballo 
Puerco 
Oso Salvaje 
T. spiralis 
T. britovi 
T. britovi 
Latvia 1995-1997 
1999 
156 
40 
Puerco, oso 
salvaje 12 
ND 
ND 
Lituania 1993-1999 1290 Puerco T. spiralis 
Polonia 1993-1997 352 
Puerco, oso 
salvaje T. spiralis 
Rumania 1990-1999 16 712 Puerco T. spiralis 
Rusia 
1993-1994 
1995-1997 
1 720 
1 432 
Puerco 
Puerco 
ND 
Serbia 
1995-1998 
1999 
1 806 
1 999 
Puerco 
Puerco 
T. spiralis 
T. spiralis 
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Eslovaquia 1998-199- 336 Perro T.britovi 
España 
1993-1995 
1995-1998 
98 
192 
Puerco 
Oso salvaje 
T. spiralis 
T. spiralis 
ASIA 
China 
1992-1995 
1995-1996 
1997 
467 
>600 
47 
Puerco 
Puerco 
ND 
ND 
ND 
China 1982-1998 2 654 Puerco, perro ND 
China 1964-1998 20 101 Puerco, oso ND 
Líbano 
1982 
1997 
>1 000 
200 
Puerco 
Puerco 
T. spiralis 
T. spiralis 
Korea 1998 3 Perro T. spiralis 
Tailanda 1996 
1994 
45 
59 
Puerco 
Puerco 
T. spiralis 
T. pseudospiralis 
Australia 
Taismania 1994 1 ND T. pseudospiralis 
ND: no determinada; NR: no reportada 
 
2.3.3.1.1. Presentación en el hombre 
Se sabe que Trichinella spiralis es la especie que causa la mayoría de los casos 
humanos de triquinosis en todo el mundo (Uribarren, 2010). En el periodo de 1995 a 
1997, la Comisión  Internacional de Trichinella (ICT) informó de más de 10,000 casos 
humanos y 18 decesos en todo el mundo (Dupouy-Camet, 2000).  
 
Se han registrado brotes humanos en Europa, Asia, África y América (Ortega-Pierres 
et al., 2000; William et al., 2001) (Cuadro 3). 
 
 
 
 
  
21 
 
Cuadro 3. Países en los cuales se han reportado casos de Triquinosis en humanos 
(Comisión Internacional de Trichinellosis Enero 1995 - Junio 1997) (Chávez et al., 
2006). 
 
PAÍS CASOS EN 
HUMANOS 
MUERTES 
FUENTES DE 
INFECCIÓN 
Argentina 1 274 3 Puerco 
Canadá(1995) 9 2 Morsa 
Chile 169 1 Puerco 
China 776 4 Puerco 
Francia 24 - Jabalí, carne de caballo 
Alemania 14 - Puerco 
Italia 36 - Jabalí, puerco 
Latvia 142 2 Jabalí, puerco 
Lituania 593 1 Jabalí, puerco 
México(1993-95) 282 - Puerco 
Polonia 148 - Jabalí, puerco 
Rumania 3 092 2 Puerco 
Rusia 1 432 2 Puerco, carne de perro 
Tailandia 104 1 Puerco 
Eslovaquia 7 - Puerco 
España 86 - Jabalí 
Yugoslavia 1 806 2 Puerco 
USA 36 - Puerco 
TOTAL 10 030 18  
 
 
En las Américas, la enfermedad se ha presentado en Argentina, Canadá, Chile,  
Estados Unidos, México, Uruguay y Venezuela (Acha y Szyfres, 2003). 
 
 En Latinoamérica, la infección humana tiene importancia clínica y epidemiológica. 
Así, en México y en los países del cono Sur como Argentina, Chile y Uruguay, la 
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triquinosis es endémica y evoluciona con brotes epidémicos esporádicos (Silva et al., 
1997).  
 
En Chile, la Triquinosis ha sido reportada en varias regiones incluyendo Tarapacá, 
Antofagasta, Atacama, Coquimbo, Valparaíso, Libertador Bernardo O'Higgins, Maule, 
Bío-Bío, Araucanía, Los Lagos, Aysén del general Carlos Ibañez, Magallanes y la 
Región Metropolitana que incluye Santiago (Alvarez et al., 1970).  
 
En las áreas rurales de Chile (Contreras et al., 1994), se ha observado una correlación 
entre la prevalencia serológica de Triquinosis (1.5%) y los individuos positivos al 
examen post-mortem (2%). Por otra parte, la frecuencia hallada de larvas de T. spiralis 
durante los exámenes post-mortem de individuos aparentemente sanos, ha fluctuado 
entre 0,8% y 2,2% entre los años 1966 y 1997 (Schenone et al., 1997).  
 
Un estudio realizado en el año de 1996, en cadáveres por el Servicio Médico Legal 
de la provincia de Concepción y de Arauco (Chile) reveló al examen post-mortem una 
frecuencia de 1.67% de Trichinella spp. . (Fernández et al., 1997). 
Asimismo, entre agosto de 1996 y junio de 1997 el Servicio Médico Legal de 
Santiago realizó el examen post mortem de 496 personas provenientes de todas las 
regiones de Chile, se extrajeron muestras de diafragma las cuales luego de ser 
examinadas a través del examen fototriquinoscópico, revelo 4 (0.8%) muestras 
positivas. Actualmente, la enfermedad está presente en Chile, pero con una menor 
frecuencia de casos (Schenone  et al., 1997). 
 
En Argentina, en el año 1991 se notificó un brote epidémico que afectó a 18 personas 
del sur de Buenos Aires (Venturiello et al., 1993) y en el periodo de 1991- 1999 se han 
notificado 5217 casos humanos.  
 
En Bolivia, en 1993 se realizó una investigación cuyo objetivo fue determinar la 
seroprevalencia de anticuerpos contra T. spiralis en individuos aparentemente sanos que 
residían en el área rural de la provincia de Cordillera, Departamento de Santa Cruz, 
encontrándose anticuerpos contra T. spiralis en siete de las 234 muestras de suero 
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examinadas (3%) mediante la prueba serológica de ELISA, preparado con antígeno 
excretor-secretor de T. spiralis (Bartolini et al., 2001).  
 
En México  entre 1991 – 1995 se diagnosticaron 282 casos de Triquinosis Humana, 
mientras que en los Estados Unidos se encontró 230 casos de infección con Trichinella 
spiralis en humanos, entre los años de 1991-1996, siendo en ambos casos el cerdo la 
fuente de infección (Chavéz et al., 2006). 
 
En Europa, se han registrado casos en Bulgaria, Croacia, Inglaterra, Italia, Italia, 
Alemania, Lituania, Polonia, Rumania, Serbia, España y Francia (Chavéz et al., 2006).  
 
En Francia, en 1994, se presentaron 7 casos de triquinosis humana que fueron 
ocasionados por el consumo de carne de caballo procedente de México (Uribe, 2007).  
En China y Japón se han reportado epidemias importantes por esta infección. Así 
tenemos que en China, entre 1990 y 1999 se reportaron 5412 casos  en humanos, de los 
cuales 24 murieron (Chávez et al., 2006). 
 
Países, como Barbados, Santa Lucia, Belice, Granada Antigua, Bermudas, 
Guatemala, Guyana, Haití, Jamaica, Panamá, República Dominicana, San Vicente, Las 
Granadinas, Surinam, Trinidad y Tobago, Cuba, Paraguay, Ecuador, Brasil, Colombia, 
Venezuela y Perú no han realizado estudios y aún no se han reportado casos en  cerdos 
y humanos hasta 1984 (Schenone, 1984).  
 
En Puerto Rico y Australia no se ha diagnosticado aún la enfermedad (Kim et al., 
1983). 
 
2.3.3.1.2. Presentación en los cerdos 
 
La triquinosis probablemente se originó en poblaciones de animales silvestres de las 
regiones árticas y subárticas; posteriormente se extendió a las poblaciones animales de 
las zonas templadas y tropicales, y en la actualidad se ha propagado a muchos animales 
en diferentes países del mundo. Es así que, que en muchos países latinoamericanos y 
europeos,  se considera que, el cerdo juega el rol principal epidemiológico de la 
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enfermedad, siendo la principal fuente de infección de Trichinella spiralis para el 
hombre (Jiménez et al., 2005). 
 
En 1998, la OIE reportó más de 10,000 porcinos infectados y las tasas de prevalencia 
son diferentes según el área geográfica (Uribe, 2007). 
 
En América, en México específicamente, estudios post-mortem en porcinos han 
demostrado que la existencia del parásito está entre 4% a 15%. En Uruguay los estudios 
realizados por necropsia revelan un 3% de prevalencia en cerdos.  
 
En Chile la triquinosis en cerdos es endémica observándose un aumento de casos en 
la estación fría del año, incrementándose  la frecuencia de los brotes epidémicos en esta 
especie (Silva et al., 1997). Así tenemos, que el índice de la infección por Trichinella 
spp. en los cerdos sacrificados en mataderos bien equipados ha sido menos de 0.5% 
durante muchos años (Schenone et al., 1997). En el periodo 1991-2000 en los 
mataderos de Chile se faenaron 22.094.345 cerdos diagnosticándose Triquinosis en  
1454 animales (Schenone et al., 2002).  
 
Por otra parte, Bolivia era considerada libre de Triquinosis, hasta que Bjorland et al. 
(1993) utilizando el ensayo serológico ELISA demostró por primera vez una 
seroprevalencia de 11,2% de los anticuerpos contra  Trichinella spiralis en cerdos de 10 
comunidades rurales del Altiplano. En  1996 otros investigadores repitieron el estudio 
en 1327 cerdos faenados en los mataderos de tres centros urbanos de los departamentos 
de Monteagudo, Vallegrande y Santa Cruz, utilizando la técnica de ELISA encontraron 
seroprevalencias de 12.4%, 17.1% y 10.2%, respectivamente (Bartolini et al., 2001). 
 
En 1995, en E.E.U.U se encontró un 0.013% en cerdos (Gamble y Bush, 1999), 
mientras que en zonas endémicas en Argentina se ha encontrado prevalencias de hasta 
9% (Venturiello et al., 1998). 
 
La presencia de este parasito también ha sido evidenciada en otras especies como 
caballos, perros, gatos y ratas en países como México y Chile (Uribe, 2007). En la 
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actualidad se reconoce a los gatos y los perros como buenos indicadores de la infección 
de Trichinella spp. en el ciclo doméstico (Gatica, 2006). 
 
 
2.3.4. Ciclos Epidemiológicos de la Triquinosis 
 
Trichinella spiralis presenta dos ciclos de vida: uno silvestre y otro doméstico o 
sinantrópico. En este último los animales domésticos y en ocasiones los silvestres tienen 
un nicho cercano al hábitat humano y en ambos ciclos el hombre es la especie 
susceptible. 
 
 
2.3.4.1. Ciclo silvestre 
 
Hay suficiente evidencia para suponer que el ciclo silvestre de la triquinosis es 
autosostenible ( Acha y Szyfres, 2003). 
 
Los animales silvestres mantienen la Triquinosis entre ellos, gracias a sus hábitos 
cinegéticos y de canibalismo, tanto entre sus congéneres como también entre otros 
animales que, en parte, han servido como reservorios (Borchert, 1975). 
 
Los principales reservorios de la triquina en la naturaleza, parecen ser los carnívoros 
silvestres (Acha y Szyfres, 2003). 
 
En Europa, es importante el zorro Vulpes vulpes,  tejones Meles meles europeos, 
lobos Canis lupus, linces Feliz lynx y jabalíes Sus scrofa (Acha y Szyfres, 2003).  
 
En Alaska y otras regiones árticas y subárticas, se encontraron tasas altas de 
infección en el oso polar Thalarctos maritimus, entre otros úrsidos, zorros polares y 
colorados y varias especies de mustélidos.  Entre los mamíferos marinos, se comprobó 
la infección en morsas Odobenus rosmarus (Acha y Szyfres, 2003) 
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En Iowa, Estados Unidos se encontró el parásito en 5% de los visones y en 6.4% de 
los zorros. En el sur de África el único ciclo conocido es el silvestre. La infección se ha 
comprobado en hienas, chacales, leopardos, leones, gatos cervales (Felis serval) y 
cerdos silvestres. Las hienas Crocuta crocuta y Hyaena hyaena parecen ser los 
principales reservorios (Acha y Szyfres, 2003).  
En América Latina no se han realizado estudios en fauna silvestre, con excepción de 
Argentina y Chile. En Argentina, se examinaron 20 animales y se encontraron 
infectados un zorro Pseudolopex gracilis, un armadillo Chaetophractus villosus y un 
roedor Graomis griseoflavus, mientras que en Chile se examinaron 2063 animales, entre 
carnívoros, roedores y otros no encontrándose infectados (Acha y Szyfres, 2003). 
 
2.3.4.2. Ciclo sinantrópico o doméstico 
 
El ciclo doméstico es perpetuado en la naturaleza por animales domésticos, 
principalmente el cerdo, el perro y el gato, por varias especies de roedores 
sinantrópicos, especialmente la rata noruega (Rattus noruegicus) y la rata de tejado 
(Rattus rattus), y por la actividad humana, particularmente por la secuencia basura-
ratas-cerdo-hombre, o “sobras de comida”-cerdo-hombre (Ramírez, 2007). 
 
El cerdo adquiere la infección de Trichinella spiralis por necrofagia de las ratas, 
ingestión de desechos cárnicos infectados de perros, gatos o animales silvestres. 
Actualmente se acepta la vía silvestre como una de las fuentes más importantes de 
infección para el cerdo criado por el hombre. Se considera también como fuente de 
infección la alimentación con sobras de comida constituida por desechos de 
restaurantes, residuos de los rastros, residuos de las empacadoras, etc. que contiene 
porciones de carne cruda o insuficientemente cocida procedente de animales infectados 
(Ramírez, 2007). 
 
En los cerdos, el parásito se transmite sobre todo por la ingestión de desechos de 
comida que contienen carne porcina cruda. La incidencia de triquinosis en los cerdos 
que se alimentan con residuos crudos de cocina, restaurantes o mataderos es 20 veces 
más alta que la de los cerdos que se alimentan con granos (Acha y Szyfres, 2003). 
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Otros factores  que contribuyen a la persistencia de triquinosis en el cerdo está 
limitada a algunos factores de riesgo, los cuales incluyen: la alimentación contaminada 
con el parásito, el consumo de tejido muscular de roedores, animales de vida silvestre 
infectados o por canibalismo, el mordisqueo de cola y la coprofagia no tienen 
importancia como medios de transmisión (Arriaga et al., 1989). La ingestión de heces 
de cerdos que han consumido carne infectada 1 ó 2 días previos representa otra ruta de 
infección para los cerdos (Pozio, 2000). 
 
Las ratas se infectan por la ingestión de desechos cárnicos infectados, por la 
ingestión de carroña (necrofagia), coprofagia y canibalismo (Ramírez, 2007). Este 
último es el responsable de que se mantenga y propague la infección en la naturaleza 
(Valencia et al., 2003).  Siendo suficiente dos larvas de T. spiralis  para establecer la 
infección (Ramírez, 2007). 
 
El hecho de que en los músculos abdominales de la pulga de la rata Xenopsylla 
cheopsis se encontraron quistes con T. spiralis establece un eslabón más en la cadena de 
infección de los roedores (Ranade et al., 1976). 
La triquinosis en las ratas y en el cerdo es responsable de la enfermedad en los gatos 
y perros. Los perros y gatos probablemente se infectan al ingerir restos de carne cruda 
de cerdos infectados que les proveen sus amos, o por la cacería de ratas infectadas, o 
por la ingestión de cadáveres de animales domésticos o silvestres infectados (Acha y 
Szyfres, 2003).  
 
Para el hombre, los vehículos más importantes en la transmisión de la triquinosis son 
en primer lugar la carne de cerdo y los subproductos, como jamones, salchichas, 
chorizos, longaniza, etc. crudos o insuficientemente cocidos. En segundo lugar las 
carnes infectadas de algunas especies de animales silvestres, como los osos, cerdos 
salvajes, liebres, foca, morsa, etc. (Ramírez, 2007). 
 
También pueden ser vehículos otros alimentos originalmente inocuos, los cuales se 
pueden contaminar en la preparación o en el manejo, ya sea por los equipos empleados 
en el manejo de la carne contaminados con quistes de Trichinella spiralis o por las 
manos contaminadas de los manejadores de alimentos (Ramírez, 2007). 
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2.4. Cuadro Clínico 
 
2.4.1. En el Cerdo 
 
Los cerdos no presentan síntomas propios de la triquinosis, excepto los animales 
inmunodeprimidos infectados con altas cargas larvales (Riva et al., 2010). En infecciones 
experimentales masivas, los animales infectados muestran eosinofilia periférica, fiebre, 
anorexia, emaciación y dolor muscular (Acha y Szyfres, 2003). 
 
2.4.2. En el Hombre 
 
La manifestación clínica de la Triquinosis es variable, depende de la carga parasitaria, 
sensibilidad del individuo, estado inmunitario, nutricional y hormonal. (Maldonado, 2007). 
Clínicamente, la Triquinosis se confunde otros síntomas clínicos, como los de Influenza (Acha y 
Szyfres, 2003) y por lo general es mal diagnosticada (Chávez et al., 2006).  
Muchos autores dividen a la Triquinosis clásica en: fase temprana o entérica, fase muscular y 
fase convaleciente (Chávez, 2006). La fase entérica suele confundirse con una infección por 
virus o bacterias (Arnold, 2001), en esta, la etapa de incubación se le conoce como silenciosa y 
tiene una duración aproximada de 48 hrs (tiempo que dura la transformación de las larvas 
ingeridas en adultos). 
 
El periodo de invasión considerado como periodo de catarro intestinal corresponde al tiempo 
de fijación y reproducción de los adultos en el intestino, se manifiesta por diarreas profusas con 
dolores abdominales, vómitos, fiebre elevada, debilidad, fatiga, dolor de cabeza, erupciones en  
piel, en tronco y en extremidades y puede sobrevenir un síndrome toxi-infeccioso grave incluso 
mortal (Chávez, 2007). Esta fase puede tener una duración de 3 a 8 días post-infección 
(Maldonado, 2007).  
 
En la etapa muscular  se produce la diseminación larvaria, la fiebre se mantiene elevada, hay 
malestar general, aparición de edema generalizado y subcutáneo que se localiza por lo general 
en cuello y párpados, edema periorbitario y/o infraorbitario (Chávez, 2007) que se caracteriza 
por ser bilateral, simétrico, indoloro, de aparición brusca y dura algunos días hasta varias 
semanas. Dos tercios de los pacientes presentan además inyección conjuntival del ángulo 
externo del ojo con sensación de arenilla en los ojos, dolor al mover los globos oculares por el 
compromiso de los músculos externos del ojo. Los síntomas gastrointestinales no son 
frecuentes, presentando dolores abdominales difusos y gastroenteritis (diarrea).  
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En resumen, los signos más destacados son fiebre, edema palpebral y la inyección 
conjuntival (Atías, 1999).  
 
En la fase convaleciente o periodo de estado, aparece o se acentúa el síndrome infeccioso. El 
95%  de los afectados presenta fiebre y la  sintomatología de la enfermedad. En este período, los 
síntomas más llamativos son los óculopalpebrales y las mialgias (Atías, 1999). También se han 
reportado otras complicaciones como; meningitis, infartos subcorticales, encefalitis, miocarditis, 
glomerulonefritis, sinusitis, neumonía. (Arnold, 2001). 
  
2.5. Inmunología  de Trichinella spiralis  
 
La respuesta inmune inespecífica y especifica a triquinosis, está regulada tanto en su 
naturaleza como en su intensidad y duración por una serie de factores: carga parasitaria, 
estadio del parásito, y de las características del huésped (edad, sexo, estado nutricional, 
hormonal e inmunológico) (Chávez, 2007). La infección por T. spiralis desencadena 
una serie de mecanismos de defensa inmunitaria característicos, mediados por células y 
por anticuerpos, la eficacia de cada uno de estos medios depende del estadio en que se 
encuentre el parásito (Maldonado, 2007). 
 
2.5.1. Respuesta Local 
 
Las Inmunoglobulinas del tipo IgA e IgE son importantes en la respuesta local, 
mientras que las IgE contribuyen a la inmovilización y muerte del parásito, mediante un 
mecanismo de citotoxicidad. La IgA secretora, se encuentra presente en los líquidos 
intestinales involucrada en la respuesta inmune local del intestino (Moreno et al., 1996). 
 
El mecanismo de respuesta inmune local a la infección por T. spiralis es el intestino 
ya que actúa como barrera primaria, las células epiteliales son el primer sitio de entrada 
para el invasor patógeno, encargado de la expulsión del parásito. Asimismo, también se 
activan los mediadores de la inflamación. El parásito es dañado por un mecanismo de 
citotoxicidad de basófilos y eosinófilos mediada por células dependientes de 
anticuerpos (DACC) o por células asesinas (NK), cuyo fin es la inactivación o 
eliminación del parásito (Moreno, 1994). 
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En los tejidos la infección por T. spiralis desencadena una producción de 
inmunoglobulinas o anticuerpos de tipo IgG e IgE, así como una reacción de 
hipersensibilidad inmediata, dependiente de eosinófilos y macrófagos por medio de la 
vía de unión específica a la fracción constante. Así mismo, las células cebadas 
constituyen otro mecanismo inespecífico, aumentando el número de células 
considerablemente durante la invasión del parásito, éstas células están presentes en 
ganglios linfáticos periféricos y son estimuladas por las células inductoras, así como  
por las interleucinas IL3 e IL-10 (Moreno, 1994). 
 
La inmunología está influenciada por la interacción de huésped-parásito. Los 
dominios de los antígenos y los anticuerpos son modificados por la variabilidad 
genética que se encuentra en poblaciones del huésped-parásito. Los cambios antigénicos 
que se presentan son para que el nematodo pueda desarrollarse y/o adaptarse en el 
huésped. Se han reportado estudios de cutícula y elementos del tubo digestivo, 
específicamente en los esticocitos y elementos del espacio pseudocelómico, que varían 
de acuerdo a la etapa del ciclo de vida de T. spiralis, los cuales son capaces de 
desencadenar una respuesta inmune (Denkers et al., 1990). 
 
2.5.2. Respuesta Sistémica 
 
Hay respuesta inmune celular, la cual es mediada por los linfocitos que tienen 
actividad facilitadora o de ayuda, estos liberan interleucinas (IL2, IL3, IL4 y IL5) e 
interferón siendo importantes en la defensa del huésped en contra del parásito (Moreno, 
1994). 
 
En la respuesta inmune celular del huésped en el músculo, los helmintos tienen la 
habilidad de producir una respuesta de tipo Th-2 (MacDonald et al., 2002). 
 
El huésped presenta una respuesta inmune que depende de condiciones fisiológicas 
(sexo, edad, estado nutricional, hormonal e inmunodeficiencias), contra la cutícula, 
elementos del tubo digestivo, (esticocitos, elementos del espacio pseudocelómico), 
variando de acuerdo a la etapa del ciclo vital en la que se encuentre T. spiralis, 
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(Moreno, 1994). Se ha detectado durante los primeros 20 días de la enfermedad, Ac de 
clase IgM, IgG, IgA. (Yépez and Ortega, 1994). 
 
 
2.5.3. Caracterización de Antígenos 
 
Existen dos tipos de Ag asociados a T. spiralis: productos solubles de secreción, 
excreción (S/E) y productos de superficie externa o dentro del parásito Ag somático. 
Ambos antígenos inducen una respuesta inmune en el huésped infectado. (Newton and 
Munn, 1999). 
 
Productos solubles de secreción, excreción (S/E)  
 
La parte posterior del esófago de la larva T. spiralis es glandular y está constituida por 
esticosomas, los que corresponden a glándulas exocrinas constituidas por 45-55 esticocitos. Los 
esticositos, son células discoides que poseen gránulos citoplasmáticos: α0, α1, αβ, ȕ y δ que 
secretan material antigénico en las primeras 30 horas post-infección y son capaces de inducir 
una respuesta inmune. Estos antígenos son llamados productos de secreción y excreción del 
esticosoma y tienen pesos moleculares que oscilan desde 32 kDa hasta 109 kDa. Los principales 
son los de  37, 43, 48, 50/55 y de 45 kDa. Los esticocitos también producen los antígenos de 
secreción y excreción de la larva muscular y de tyvelosa  (Moreno et al., 2001).  
 
Los gránulos de los esticocitos de LI y de larvas adultas, son diferentes en estructura y 
antigénicidad y los gránulos de los adultos juegan un papel importante en el establecimiento del 
parásito (Takahashi et al., 1992). 
 
Se han caracterizado diferentes tipos de antígenos según el estadio del parásito, dicha 
caracterización se basa en la reacción antígeno - anticuerpo realizada en diferentes 
modelos experimentales, como los del murino, conejo, hámster y cobayo, teniendo 
pesos moleculares de 23, 32, 37, 43, 45, 48, 50, 55. 67, y 90 kDa (Despommier et al., 
1990; Muñoz et al., 2007). 
 
Los antígenos de T. spiralis son reconocidos por anticuerpos de tipo IgG del 
huésped, estos reaccionan con el esticosoma, los anticuerpos de IgM reaccionan con la 
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cutícula del parásito mientras que los anticuerpos de IgA reaccionan con antígenos de la 
superficie corporal de la larva, con pesos moleculares que oscilan entre 96, 67, 63, 55, 
47 y 43 kDa (Moreno et al., 1996). 
 
Los antígenos solubles de T. spiralis inducen tolerancia frente a los anticuerpos, esto 
es debido a que cuando son fagocitados por células presentadoras, éstas no se activan y 
no expresan moléculas coestimuladoras como B7. Cuando las células presentadores de 
antígeno presentan el antígeno a los linfocitos T, éstos no reciben la segunda señal lo 
que induce el estado de anergia clonal (LIáñez, 2000). 
En los productos de excreción/secreción (ES) de la LI de T. spiralis, se ha 
demostrado la presencia de una gama amplia de moléculas, de glicoproteínas 
inmunodominantes (cinasas, serina, treonina) sugiriéndose que juegan un papel directo 
al inicio del proceso infeccioso, y en la modulación de la expresión genómica de las 
células del huésped (Maldonado, 2007). 
 
Productos de superficie externa o dentro del parásito Ag somático.  
 
T. spiralis posee variedad de antígenos de superficie en las distintas fases de su ciclo vital. El 
antígeno de superficie se localiza en la cutícula de la LI y en cavidad celómica, en forma de 
puntilleo lineal (Reveles et al., 2000). 
 
 
2.6. Métodos Diagnósticos 
 
2.6.1. Diagnóstico en el Cerdo 
 
Los métodos que se utilizan para el diagnóstico de T. spiralis comprenden: 
 
a)  La detección directa del primer estadio larval (L1) enquistada en tejido muscular estriado. Aquí 
se encuentran las técnicas de Triquinoscopía y Digestión artificial. 
 
b) La detección indirecta mediante el estudio de anticuerpos específicos. Aquí se encuentran el 
Test de inmunofluorescencia (IFAT), Western blot, Fijación de Complemento, 
Hemaglutinación, ELISA, Dot- Elisa y PCR (Chávez, 2007). 
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2.6.1.1. Métodos de Diagnóstico Directo 
 
Los métodos de diagnóstico directo consisten en demostrar la presencia de larvas de primer 
estadio (L1) de Trichinella spp. en tejido muscular  de huéspedes susceptibles o en alimentos 
crudos preparados con esa materia prima (Ruiz et al., 2008). 
Los métodos directos pueden detectar larvas de Trichinella spp. en cerdos, equinos y otros 
animales susceptibles, tan temprano como a los 17 días post infección. Este período coincide 
con el momento en que la larva muscular se hace infectiva para un nuevo huésped (Gamble et 
al., 2000). 
 
Los métodos directos son: Triquinoscopía y Digestión artificial. Ambos métodos prueban la 
presencia de parásitos en los tejidos musculares donde la infección es fuerte, siendo la 
incidencia de los mismos en los cerdos, de mayor a menor: en primer lugar  el diafragma, luego 
la lengua, y, los músculos maseteros y abdominales, aunque esto depende en parte del grado de 
infección (OIE, 2005). 
 
2.6.1.1.1. Técnica de Compresión o Triquinoscopia 
 
El método de compresión consiste en una inspección visual de piezas de tejido muscular 
comprimidas mediante dos placas de vidrio grueso y así  comprobar la presencia de las larvas 
“in situ” mediante el uso de  un estereoscopio o microscopio (OIE, β005). 
 
Los músculos recomendados por la Comisión Internacional de Trichinellosis (ICT) son los 
siguientes en el  cerdo: pilares del diafragma (zona de transición entre la parte muscular y la 
tendinosa) o lengua (Gamble et al., 2000).  
 
Este técnica tiene la desventaja de que requiere mucho tiempo para la inspección de 
múltiples muestras de cada canal y que además presenta una baja sensibilidad, detectándose 
como máximo 3 larvas por gramo de tejido analizado (Ruiz et al., 2008). Por estas razones, la 
compresión no está recomendada en una inspección rutinaria, pero es útil para detectar 
medianas a grandes infecciones, cuando se necesita examinar unos pocos animales y las 
instalaciones no están preparadas para una prueba de digestión artificial (OIE, 2005). 
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2.6.1.1.2. Técnica de Digestión Artificial 
 
Es un método directo que permite el aislamiento, visualización y cuantificación de 
larvas de Trichinella spp. en trozos de músculo o en fiambres crudos elaborados con 
carne de animales susceptibles de padecer la enfermedad (Montali y col. 1997). 
La digestión enzimática trata de reproducir in vitro la digestión estomacal, con el 
objeto de liberar las larvas de Trichinella que pudieran hallarse dentro de quistes en el 
tejido muscular muestreado, posteriormente son recuperadas mediante procesos de 
filtración y sedimentación y se observan al microscopio o triquinoscopio para su 
cuantificación, expresando el resultado como número de larvas encontradas por gramo 
de muestra (L/g) (Ruiz et al., 2007). 
 
Para determinaciones de rutina por digestión artificial en áreas no endémicas, es 
recomendable utilizar 1 g de muestra por animal, pero es preferible utilizar 5 g por 
animal, sobre todo en áreas endémicas: con 1 g se obtiene una sensibilidad de 3 l/g de 
tejido, en cambio, procesando 5 g, la sensibilidad se incrementa a 1 L/g de tejido 
(Gamble et al., 2000). 
 
Ambos métodos prueban la presencia de parásitos en los tejidos donde la infección es 
más fuerte, siendo la incidencia de los mismos en los cerdos, de mayor a menor: en 
primer lugar sobre el diafragma, luego la lengua, y, los músculos maseteros y 
abdominales, aunque esto depende en parte del grado de infección (OIE, 2005). 
 
2.6.1.2. Métodos de Diagnóstico Indirecto 
 
Los métodos indirectos sugieren la presencia del parásito evidenciando la respuesta humoral 
o celular del hospedador (Riva et al., 2010). 
 
Estas pruebas se fundamentan en el reconocimiento de un antígeno de Trichinella por parte 
de los anticuerpos anti-Trichinella formando inmunocomplejos. Tienen mayor sensibilidad y 
especificidad que las técnica directas; con excepción del PCR (Núñez et al., 2000). 
 
Los antígenos están adsorbidos en una fase sólida por ejemplo un porta objeto, una placa de 
poliestireno, o una membrana de nitrocelulosa. Las sustancias marcadoras para revelar la 
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presencia de los inmunocomplejos son enzimas o colorantes fluorescentes, y la señal emitida es 
detectada mediante microscopio de fluorescencia o espectrofotómetro (Ruiz et al., 2008). 
 
Las técnicas más utilizadas para detectar la presencia de anticuerpos anti -Trichinella son 
(Maldonado, 2007): 
 
- Inmunofluorescencia indirecta (IFI), 
- Inmunoabsorción enzimática indirecta (ELISA indirecto) 
- Inmunoelectrotransferencia o Western Blot (WB). 
 
2.6.2. Diagnóstico en el Hombre 
 
La base del diagnóstico de la Triquinosis humana la constituyen ciertos antecedentes 
epidemiológicos y clínicos, junto con el apoyo de algunos exámenes de laboratorio, entre los 
cuales destaca el recuento de eosinófilos y las reacciones inmunobiológicas (Contreras et al., 
2001). La detección de anticuerpos específicos, se produce entre los 15 y 20 días en las 
infecciones agudas, en tanto que en infecciones subclínicas, esto sucede entre la cuarta y quinta 
semana (Kagan, 1970). 
 
Las reacciones serológicas para Triquinosis, además de ser útil para casos clínicos, 
constituyen una valiosa herramienta para estudios epidemiológicos (Schenone et al., 1997) 
 
En cuanto al hemograma, la evidencia de leucocitos es de magnitud variable y, lo que es aún 
más constante, una acentuada eosinofilia que frecuentemente llega al 40, 60 y 70% la relativa y 
a 1500 o más eosinófilos la absoluta. La aparición de eosinófilos inmaduros (baciliformes) 
reviste especial valor diagnóstico en aquellos casos con eosinofilia discreta y aún normal, en los 
cuales se evidencia la existencia de algunos elementos inmaduros en el frotis. La conjunción de 
un cuadro clínico severo y una ausencia de eosinófilos en el hemograma, es un índice de mal 
pronóstico. Tanto los glóbulos rojos como las plaquetas se mantienen normales (Martínez, 
1998). 
 
Otro método diagnóstico es la intradermorreacción de Bachman, que es una reacción 
inmunobiológica que se practica mediante la inyección intraepidérmica de 0,1ml de antígeno de 
larvas de Trichinella spp. Se distingue una reacción precoz y una tardía. La reacción precoz se 
presenta como una pápula rojiza entre las doce y veinticuatro horas. La reacción tardía se hace 
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por lo común, positiva entre los diez y treinta días de la infección. En la práctica, es de mayor 
valor diagnóstico la reacción precoz positiva.  
 
Para el diagnóstico serológico, se emplean las reacciones de precipitinas, de floculación a la 
bentonita, de Inmunofluorescencia y ELISA. Todas ellas aparecen positivas entre la segunda y 
cuarta semana post infección, y la sensibilidad y especificidad pueden variar de acuerdo con la 
calidad de los antígenos utilizados (Martínez, 1998). 
 
También existe la biopsia muscular que demuestra el agente etiológico pero es poco 
práctico e invasivo, generalmente se usa parte del deltoides (Atías, 1999). Por ello, se lo 
considera como un examen de excepción (Martínez, 1998). 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
3.1. Diseño de estudio 
 
El presente estudio evaluó la presencia/ ausencia de Trichinella spiralis en cerdos 
procedentes de crianza no tecnificada en zonas periurbanas del departamento de Lima, 
para lo cual se recolectaron un total de 185 muestras de tejido muscular y sangre de los 
cerdos. 
 
Para determinar la presencia/ ausencia de T. spiralis  en tejido muscular se  uso la 
técnica de Triquinoscopía, y para el suero se uso un kit comercial de ELISA indirecto 
(IDEXX POURQUIER®). 
 
Se realizó el análisis de los datos para estimar la prevalencia mediante el programa 
@Risk (Simulación Montecarlo). 
 
3.2. Lugar 
 
El estudio fue realizado en los meses de Julio 2011 a Marzo 2012.  
 
Las muestras fueron recolectadas en dos centros de beneficio a donde fueron 
destinados animales que fueron criados en granjas no tecnificadas en las zonas 
periurbanos del departamento de Lima.  
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Los cerdos procedían de los distritos de San Juan de Lurigancho, Chaclacayo y 
Ventanilla, ubicados en el departamento de Lima. 
 
Los cerdos procedentes del distrito de San Juan de Lurigancho y Chaclacayo fueron 
enviados al Camal Municipal Nº17-CH  ubicado en el distrito de San Juan de 
Lurigancho  y,  los cerdos procedentes de Ventanilla fueron destinados al Camal 
Conchucos S.A., ubicado en Av. J. de Rivera y Davalo Nro. 405 – El Agustino.  
 
Las muestras se procesaron en el Laboratorio Salud Pública y Salud Ambiental de la 
Facultad de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos. 
 
3.3. Animales 
 
El tamaño muestral de animales requeridos para el presente estudio fue obtenido 
mediante la fórmula de detección de infección (Prevalencia límite). Se eligió una 
prevalencia referencial de 2.8%, que representa la cuarta parte de lo obtenido en Bolivia 
(Bjorland et al., 1993). 
 
n = Lnα/ Ln(1-p) 
 
Donde: 
 
n = Tamaño de la muestra 
α = 1- confianza (0.01) 
p =  prevalencia límite (0.028) 
Confianza=  99% 
 
De acuerdo a esto, se determinó que el número mínimo de cerdos a analizar es 162. 
Debido a la disponibilidad de animales y de recursos para la realización del estudio se 
decidió muestrear 185 animales. 
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3.4. Metodología 
 
3.4.1. Triquinoscopía  
 
Está técnica se utilizó para detección de larvas de Trichinella spp. en músculo. 
 
De cada animal ya beneficiado se tomó una muestra aproximadamente 45 g  de tejido 
muscular en uno de los pilares del diafragma, exactamente en la zona de transición entre 
la parte muscular y la parte tendinosa. Este tejido se evaluó mediante la técnica de 
Triquinoscopía, que consiste en la detección directa de quistes con larvas espiraladas en 
su interior de Trichinella spiralis.  
 
Es así, que el tejido obtenido de los pilares del diafragma de cada animal fue cortado 
en al menos 28 piezas, cada una alrededor de 2 x 10 mm de tamaño, luego estos tejidos 
se comprimieron entre dos vidrios gruesos hasta que se vuelven transparentes para la 
posterior observación en un microscopio a objetivo de 40 X. 
 
Para ésta técnica, la demostración de quistes con larvas de Trichinella spiralis espiraladas en su 
interior en el tejido muscular del cerdo, es el diagnóstico positivo de la enfermedad (Lamberti et 
al., 2003). 
 
3.4.2. Técnica de Elisa Indirecta 
 
 Para evaluar el titulo de anticuerpos contra Trichinella spiralis se obtuvieron  
muestras de sangre durante el beneficio de los cerdos, donde se recolectó 
aproximadamente 8 – 9 ml de sangre por cerdo, mediante la utilización de tubos de 
ensayo sin anticoagulante. Posteriormente, las muestras fueron identificadas y 
transportadas al Laboratorio de Salud Pública y Salud Ambiental de la Facultad de 
Medicina Veterinaria de la UNMSM, para su procesamiento y análisis.  
 
La obtención de los sueros se realizó el mismo día mediante centrifugación a 2.6 
RPM durante 10 minutos de las muestras de sangre. Los sueros fueron colocados en 
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viales de 1.5 ml con la ayuda de una pipeta Pasteur, se rotularon con el número indicado 
para cada animal y finalmente fueron congelados a - 20ºC.  
 
Estas muestras fueron usadas para determinar la presencia/ ausencia de anticuerpos 
contra Trichinella spiralis mediante el kit comercial de ELISA indirecto con antígeno 
Excretor/ Secretor (E/S). 
 
El procedimiento se detalla a continuación:  
 
La interpretación de los resultados para la técnica de Elisa Indirecto con antígeno E/S se 
obtuvo de la siguiente manera, según IDEXX POURQUIER®: 
 
- Muestra con porcentaje M/P inferior o igual al 30% se consideran Negativas a la presencia de 
anticuerpos frente a Trichinella. 
 
- Muestras con porcentaje M/P superior a 30% y inferior a 40% se consideran dudosas y deben 
analizarse nuevamente. 
 
- Muestras con un porcentaje M/P superior o igual a 40% deberán considerarse positivas a la 
presencia de anticuerpos frente a Trichinella. 
 
Donde: 
 
% M/P de la muestra = M/P % = 100 x  Muestra A450 – CN A450    
                                    CPx – CN A450 
 
 
Media del Control Positivo =  CPx     = CP1 A450 + CP2 A450   
                       2 
 
CP1     = Control Positivo 1 
 
CP2     = Control Positivo 2 
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3.5. Análisis de Datos 
 
Los resultados del ensayo de ELISA y Triquinoscopía fueron adjuntados con los 
datos obtenidos en las fichas de identificación de los cerdos y ordenados en una base de 
datos de Microsoft Office Excel 2003. 
 
La Seroprevalencia de Triquinosis porcina se determinó mediante la siguiente 
fórmula (Ahlborn y Norell, 1990): 
 
     p =  Nº positivos x 100 
            n 
 
Donde:  
 
p= Prevalencia de la prueba 
n= tamaño muestral 
 
3.6. Análisis Estadístico 
 
Los datos obtenidos fueron sometidos a la técnica de evaluación de riesgo por 
simulación Monte Carlo, las proporciones se expresaron con un intervalo de confianza 
al 95%. El cálculo de los intervalos se realizo empleando simulaciones estocásticas 
basadas en la distribución beta. Dicha simulación está implementada en el paquete 
estadístico @ Risk en el entorno de una planilla electrónica Excel XP. 
 
Se utilizó la fórmula de Prevalencia corregida (Pc) para la media de la probabilidad 
de Triquinosis porcina en Lima obtenida mediante el paquete estadístico @Risk. Se  
empleó datos  de sensibilidad y especificidad del kit de ELISA para la detección de 
Anticuerpos frente a Trichinella spiralis. 
 
La prevalencia corregida (Pc) permite corregir el valor de seroprevalencia obtenido 
en base a valores de sensibilidad y especificidad de la prueba diagnóstica, en este caso, 
del ensayo de ELISA indirecto. 
  
43 
 
Para la obtención de seroprevalencia corregida (Pc) se utilizó la siguiente fórmula 
(Ahlborn y Norell, 1990): 
 
Pc= p + ȕ – 1 
                 α + ȕ - 1 
 
Donde: 
Pc = Prevalencia corregida 
p   = Prevalencia obtenida por el paquete estadístico @  Risk para la prueba de     
        ELISA indirecto con antígeno E/S. 
α   = Sensibilidad 98.γ% (Ribicich et al., 2010). 
ȕ   = Especificidad 100% (Ribicich et al., 2010). 
 
Los resultados de seroprevalencia fueron estimados con un intervalo de confianza del 
95% mediante la siguiente fórmula (Armitage y Berry, 1987): 
 
I.C. = p ± z   p   (1- p)/n 
 
Donde: 
p= prevalencia encontrada (expresada en proporción). 
z= 1.96 (valor de z para un nivel de confianza de 95%). 
n = tamaño muestral.
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IV.    RESULTADOS 
El presente estudio  se realizó en tres distritos ubicados en el departamento de Lima. 
De los 185 animales muestreados, para el ensayo de ELISA y la técnica de 
Triquinoscopía, todos los resultados fueron negativos, lo que representa una prevalencia 
de 0%. Se concluye que no se encontró animales positivos pero de existir la enfermedad 
esta se encuentra por debajo del 2.8%. 
 
La técnica de evaluación de riesgo mediante la simulación Montecarlo (programa @ 
Risk) nos indica que la probabilidad de encontrar el parásito Trichinella spiralis en 
cerdos de crianza no tecnificada en zonas periurbanas del departamento de Lima es de 
0.53% con un intervalo de confianza al 95%  de 0.014% - 1.96% (Cuadro 4).  
 
La seroprevalencia obtenida en el estudio fue corregida por la sensibilidad y 
especificidad de la prueba diagnóstica de ELISA (98.3% y 100%) (Ribicich et al., 
2010). La seroprevalencia corregida (Pc) fue 0.50% ± 1.99 %. 
 
Además se muestran cuadros de la  Distribución de prevalencia de Triquinosis 
porcina por distrito de procedencia (Cuadro 5), Distribución de prevalencia de 
Triquinosis porcina por sexo (Cuadro 6) y la Distribución de prevalencia de Triquinosis 
porcina por estrato etario (Cuadro 7). 
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Cuadro 4. Distribución de prevalencia de Triquinosis porcina en Lima. 
 
 
 
 
 
Número de 
cerdos 
Estadístico 
probabilístico 
Parámetros 
Mínimo Máximo 
185 0.53% 0.014% 1.96% 
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Cuadro 5. Distribución de prevalencia de Triquinosis porcina por distrito de 
procedencia. 
 
 
 
 
Distrito de 
procedencia 
Línea Número de 
cerdos 
Estadístico 
probabilístico 
Parámetros 
Mínimo Máximo 
SJL  103 0.95% 0.024% 3.48% 
Chaclacayo  52 1.85% 0.047% 6.72% 
Ventanilla  30 3.13% 0.081% 11.22% 
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Cuadro 6. Distribución de prevalencia de Triquinosis porcina por sexo. 
 
 
Sexo Línea Número de 
cerdos 
Estadístico 
probabilístico 
Parámetros 
Mínimo Máximo 
Hembra  111 0.88% 0.022% 3.23% 
Macho  74 1.32% 0.034% 4.80% 
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Cuadro 7. Distribución de prevalencia de Triquinosis porcina en Lima por estrato etario. 
 
 
Estrato etario Línea Número 
de cerdos 
Estadístico 
probabilístico 
Parámetros 
Mínimo Máximo 
Hasta 6 meses  102 0.96% 0.025% 3.52% 
Más de 6 meses  83 1.18% 0.030% 4.29% 
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V.    DISCUSIÓN 
 
La Triquinosis es una zoonosis endémica de distribución mundial, que esta en 
resurgimiento y que, actualmente es considerada en la Lista B de la OIE.   
 
La oportuna detección en Perú del nematodo Trichinella spiralis, principal especie  
causante de triquinosis humana en el mundo, se hace necesario, a fin de tomar medidas 
de prevención y control con el fin de impedir su difusión y su potencial impacto en la 
salud de las personas.  
 
Esta investigación se sustenta en el hecho de que existen condiciones favorables para 
que se desarrolle el parásito,  en la ciudad de Lima y en que se han reportado 
infecciones por T. spiralis en países vecinos, como Argentina, Chile y Bolivia que han 
afectado a personas y animales. Además, se debe tener en cuenta que la triquinosis es 
una enfermedad silenciosa, en la que usualmente no se muestran signos clínicos 
evidentes por no presentar un cuadro clínico definido en su inicio, lo que hace más 
difícil su detección y por lo que la enfermedad se puede propagar de forma inadvertida 
durante un tiempo por la ciudad. No obstante, si bien esta enfermedad no ocasiona de 
manera habitual la muerte  si disminuye la calidad de vida de las personas, pudiendo 
influir la aparición de infecciones secundarias que si pueden llegar a producir la muerte.  
 
Acha y Szyfres (2003) nos indican que los cerdos son los principales transmisores de 
la triquinosis. Es por eso que este estudio tuvo como objetivo evaluar la presencia de T.  
spiralis en cerdos de granjas no tecnificadas. En estas granjas, los cerdos son criados 
bajo pobres condiciones de higiene, asimismo la mayor parte de su alimento son 
residuos 
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alimenticios  y una mínima proporción son  granos,  el manejo de estos alimentos 
sumado a las pobres condiciones de higiene propicia la proliferación de roedores, los 
cuales contribuyen a la diseminación de T. spiralis.  
 
Un factor que puede predisponer a la presentación de la enfermedad es el deficiente 
estado nutricional de los animales procedentes de granjas no tecnificadas, asimismo los 
animales que presentan la enfermedad suelen tener menos peso al beneficio. Estudios 
publicados por  Ribicich et al. (2010) indican que la ganancia de peso en cerdos 
infectados con  T. spiralis, disminuye desde el día 40 hasta el día 100, entre un 10% y 
un 15%, lo que representa en promedio de 4 a 10 kg con respecto a los animales sanos. 
En lo referente, los animales muestreados para este estudio no tenían una condición 
corporal adecuada, pudiendo ser sospechosos, entre otras causas, de triquinosis.  
 
Los resultados obtenidos de las 185 muestras tomadas de suero y tejido muscular,  
que fueron estudiadas por ELISA indirecto y Triquinoscopia respectivamente fueron 
negativas, no identificándose la presencia del nematodo en ninguna de las pruebas 
utilizadas en el estudio. 
 
Ribicich et al. (2010) señalan que la triquinoscopía es considerada una prueba 
rutinaria en camales y puede detectar entre 3 a 10 larvas por gramo de músculo. Los 
músculos de interés parasitológico que presentan la  mayor cantidad de larvas en la 
especie porcina son: diafragma, maseteros, intercostales y lengua. 
En este estudio, todos los resultados fueron negativos, y esto puede deberse a la baja 
sensibilidad de la prueba, y a que sólo se uso el músculo proveniente del diafragma o a 
que simplemente no estaba presente el parásito en los animales del estudio.  La 
confirmación de la ausencia del parasito se realizo por medio de a prueba de ELISA 
indirecto, la cual tiene una alta sensibilidad (98.3%) y especificidad (100%) según 
Ribicich (2010). 
 
Martínez et al. (2000) indican que los animales criados sin confinamiento poseen 
mayor probabilidad de infección con T. spiralis (p≤0.05) que los criados en 
confinamiento total o parcial. En este estudio se muestrearon cerdos de  crianza no 
tecnificada procedentes de Lima. Este tipo de crianza, particularmente se caracteriza por 
  
51 
 
criar cerdos de diferentes edades en confinamiento, lo que probablemente haya 
disminuido el riesgo de que contraigan el parásito.  
 
Acha y Szyfres, (2003) indican que la tasa de infección  de T. spiralis de los cerdos 
depende del manejo de los mismos y, en particular, de su alimentación. Asimismo, 
Martínez et al. (2000) en un estudio indican que los animales alimentados a base de 
residuos alimenticios con carne poseen 12.5 veces mayor probabilidad de enfermar de 
triquinosis (p<0.01) en relación a los animales  cuya dieta es a base de alimento 
balanceado y residuos alimenticios sin carne.  
 
Si bien es cierto, la alimentación de los cerdos muestreados no se basa 100% en 
residuos alimenticios, sabemos que éstos, constituyen una gran proporción de la dieta 
diaria del cerdo. Sin embargo, dichos residuos normalmente están constituidos por 
desperdicios orgánicos, verduras y legumbres en mayor cantidad, con una menor 
probabilidad de encontrar restos de carne en la misma, lo que disminuye el riesgo de 
encontrar el nematodo en este tipo de crianza. 
Esta hipótesis se ve ayudada también por el hecho de que en la ciudad de Lima el 
tipo de carne que por lo general se consume es la de pollo, estando los residuos 
constituidos por este tipo de carne y consecuentemente disminuyéndose el riesgo de 
encontrar el nematodo en la carne de cerdo. 
 
El tipo de alimentación basado en residuos alimenticios atrae a muchos roedores, y la 
carne  de ellos, contaminada con T. spiralis es considerada un factor de riesgo y como 
una de las principales fuente de contagio  de T. spiralis para los cerdos (Atías, 1999; 
Acha y Szyfres, 2003; Chávez, 2007; Gatica, 2006; Riva et al., 2010). En tanto, el tipo 
de alimento (residuos) que se maneja en las granjas contribuye a la presencia de 
roedores y con esto estaría favorecida la presencia del  T. spiralis. En  este estudio se 
realizó una encuesta a los propietarios de los cerdos y un 10% de ellos indico que si 
tenían ratas en sus granjas, un 30% que no tenía la presencia de ratas en sus 
establecimientos, un 20% no contesto y un 40% contesto que eran intermediarios es 
decir que recogían cerdos de diferentes granjas.   
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En el estudio realizado por  Ribicich et al. (2010), concluyen que no hay evidencia 
suficiente para definir a la presencia de roedores como un factor de riesgo para 
triquinosis porcina. Empero, demuestran que si hay asociación significativa entre 
presencia de canales de animales silvestres y la presencia de la enfermedad en los 
cerdos. En lo referente, en Lima no existen animales carnívoros silvestres, que son 
hospederos de T. spiralis y que, si se encuentran infectados serían  una fuente de 
contagio para otros animales carnívoros, por el contrario, en Lima, existe en su gran 
mayoría aves silvestres, que son hospederos de T. pseudospiralis y que se caracteriza 
por no forma quistes. Por  lo tanto el estudio de Ribicich et al. (2010)  concordaría y 
corroboraría la no presencia del parasito en Lima. 
 
Otro punto a tomar en cuenta en la discusión es que el  punto termal de muerte para 
T. spiralis es de 55°C (Ramírez, 2007), mientras que Costamagna et al. (2008), indican 
que T. spiralis muere inmediatamente a los 80 ºC. En la crianza no tecnificada de cerdos 
en Lima, los residuos alimenticios recolectados de restaurantes y de cocina familiar son 
mezclados con los subproductos agroindustriales adquiridos por el productor (sangre de 
pollo, harina de camote, etc.) y posteriormente son cocidos por la mayoría de los 
criadores, con lo que se estaría saneando la carne y  disminuyendo el riesgo de que el 
cerdo se infecte con Trichinella spiralis. 
 
El hecho de realizar un control sanitario mínimo, que incluye la  desparasitación, 
generalmente con ivermectina, hace que disminuya el riesgo de que los cerdos 
contraigan el nematodo. Es así, que Chávez (2007) realizó un estudio donde evalúa y 
compara tres antiparasitarios en la infección por T. spiralis en el modelo experimental 
murino y suino, dando como resultado que los suinos con fase muscular de T. spiralis 
que fueron tratados con Ivermectina presentaron un menor número de larvas en sus 
músculos. Esto nos indicaría que la Ivermectina puede eliminar las larvas de T. spiralis. 
 
El tiempo de vida del cerdo influye en la presencia del nematodo en ellos. Esto 
quiere decir, que un cerdo que vive 6 años tiene más probabilidad de contraer el parásito 
que un cerdo que  vive 1 año. En camales normalmente llegan animales no mayores a 1 
año, disminuyéndose el riesgo de encontrar el parásito. El rango de edad de los animales 
muestreados fue de 4 a 14 meses. 
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Este trabajo demuestra que no existe la presencia de T. spiralis en los animales 
muestreados en Lima. Y se concluye que no se encontró animales positivos pero de 
existir la enfermedad, ésta se encuentra por debajo del 2.8%.  
 
El hecho de que se demuestre que no se han identificado casos de triquinosis porcina 
en la ciudad de Lima, puede sumarse como un elemento más para considerar que la 
carne que se vende en esta ciudad no está parasitada. Sin embargo, este trabajo no es 
representativo de la comercialización y venta de carne de cerdo en la capital del país, ya 
que el muestreo es insuficiente en relación con la cantidad de carne que se expende, 
pero deja evidenciar que la carne de cerdo que pasa por control sanitario tiene menos 
posibilidad de infección que la que proviene de matanza de traspatio o centros de 
beneficio  clandestinos. 
 
Un punto a tener en cuenta es que los cerdos muestreados fueron procedentes sólo de 
Lima, debido a que existe un nulo comercio de cerdos de granjas no tecnificadas y de 
traspatio de otras ciudades con la ciudad de Lima y la mayoría son beneficiados 
clandestinamente. Asimismo, la migración de carnívoros domésticos o silvestres hacia 
la ciudad de Lima es casi imposible, debido a la distancia existente, lo abrupto del 
terreno y el clima inclemente que no ayuda al desplazamiento de los animales por sus 
propios medios. Así  tenemos, que Lima, capital del país, se encuentra ubicada en una 
zona estratégica que hace difícil la entrada del parásito a esta ciudad, ya que en la costa 
norte y sur, existen grandes áreas de desierto, los cuales hacen que imposible el 
desplazamiento ay sea de animales o personas por sí mismos. Por otro lado , Lima 
limita con la sierra central, y son los Andes los que hacen improbable la entrada de 
animales infectados difusores de la enfermedad, si es que los hubiese. Finalmente el 
otro límite es el Mar peruano que impide también la entrada de carnívoros infectados, 
motivo por el cual quizás no haya la enfermedad en esta ciudad.  
 
Diversos estudios han aplicado la Simulación Montecarlo, que usa el paquete 
estadístico @Risk, el cual es una  herramienta de predicción que establece  parámetros 
cercanos a la realidad. Tal es el caso de un estudio realizado en nuestro medio donde el 
paquete estadístico @Risk establece la prevalencia del virus de Influenza aviar en aves 
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silvestres (Segovia, 2010). Según esta Simulación, la probabilidad de encontrar el 
parásito Trichinella spiralis en cerdos de granjas no tecnificadas en el departamento de 
Lima es 0.53% con un intervalo de confianza al 95%  de 0.014% - 1.96%. 
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V. CONCLUSIONES 
1. No se encontraron animales positivos, pero de existir la enfermedad, ésta se encuentra 
por debajo del 2.8%. 
 
2. La técnica de evaluación de riesgo mediante la Simulación Montecarlo (programa @ 
Risk) indica que la probabilidad de encontrar el parásito Trichinella spiralis en cerdos de 
granjas no tecnificadas en el departamento de Lima es  0.53% con un intervalo de confianza al 
95%  de 0.014% - 1.96%. 
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